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El “nematodo del rosario”, Nacobbus aberrans, causa importantes pérdidas 
económicas en el Cinturón Hortícola Platense. En las raíces de las plantas afectadas por 
este fitopatógeno endoparásito, se observa la presencia de agallas que limitan el transporte 
de agua y nutrientes, disminuyendo el crecimiento, el rendimiento e incluso provocando la 
muerte de las plantas de pimiento (Capsicum annuum L.). El método más difundido por años 
entre los productores hortícolas para su control fue mediante el uso, en ocasiones 
indiscriminado, de bromuro de metilo (fumigante/desinfectante químico).  A pesar de que su 
efecto sobre los nematodos es muy eficiente se ha comprobado que daña la capa de ozono, 
razón por la cual ha sido prohibida su utilización en Argentina. Por este motivo han surgido 
diferentes líneas de investigación para encontrar nuevas alternativas para el manejo del 
nematodo de rosario. Una de las prácticas más estudias es el control biológico, es decir, la 
aplicación de distintos microorganismos como hongos nematófagos, hongos micorrícicos 
arbusculares y bacterias entomopatógenas. Muy pocos estudios se han enfocado en el 
empleo de éstos en forma conjunta.  
El presente trabajo tiene como objetivo estudiar el efecto de la inoculación conjunta 
de la bacteria entomopatógena Bacillus thuringiensis Berliner, el hongo nematófago 
Paecilomyces lilacinus y el hongo formador de micorrizas arbusculares Rhizophagus 
intraradices en un suelo infestado con Nacobbus aberrans sobre la población del mismo y el 
crecimiento de plantas de pimiento.  
Para tal fin, este trabajo experimental se realizó en condiciones semicontroladas de 
temperatura en invernáculo. Los tratamientos aplicados fueron: inoculación solitaria de los 
agentes de control de biológico (ACB), todas las combinaciones posibles entre ellos y un 
testigo (sin inoculación de ACB). Esto se realizó bajo dos condiciones de infestación con 
nematodos: plantas no inoculadas e inoculadas con N. aberrans.  
En plantas de pimiento se midieron parámetros morfológicos, fisiológicos y 
bioquímicos. Se determinaron también variables relacionadas con la respuesta de los ACB 
en presencia y ausencia del nematodo. Los datos se analizaron mediante ANOVA. 
El crecimiento de las plantas y los parámetros fisiológicos determinados, como la 
conductancia estomática, la fotosíntesis neta, el rendimiento cuántico del fotosistema II, la 
conductividad relativa de las membranas celulares y el contenido de proteínas solubles 
mostraron evidencias de daño ocasionado por N. aberrans. Lo que se condice con plantas 
sometidas a estrés hídrico y nutricional.  Las plantas inoculadas con los microorganismos 
benéficos en presencia del nematodo morigeraron esos daños y por ende el estrés 
producido. 
En cuanto al porcentaje de micorrización, no fue afectado por la presencia de 
nematodos, al igual que por los otros microorganismos benéficos, en los tratamientos 
combinados. El número de huevos totales del nematodo disminuyó significativamente en 
todos los tratamientos inoculados tanto individualmente como combinados por los 
microorganismos benéficos, comparado con el tratamiento control, sin inoculación. Todo 
esto sugiere que el uso de microorganismos benéficos reduce la infestación por N. aberrans 
y mejora el crecimiento de las plantas; siendo eficiente su aplicación como agentes de 
control biológico contra nematodos y a su vez como biofertilizante. 
INTRODUCCIÓN 
En nuestro país, se cultivan anualmente 700.000 ha de hortalizas, de las cuales 
el 90 % es destinado al mercado en fresco. Las principales hortalizas cultivadas en 
Argentina son: poroto, papa, garbanzo, cebolla, lechuga, tomate, arveja, lenteja, zapallo, 
maíz dulce, pimiento, entre otros (CFI, 2016). La distribución de la superficie ocupada 
por las mismas se puede observar en la figura 1. 
 
Figura 1: Distribución de superficie (ha) cultivada con hortalizas en Argentina (Fuente 
CFI, 2016). 
La producción de hortalizas se extiende a lo largo de todo el país debido a la 
diversidad del clima. La mayor producción de hortalizas para consumo fresco se localiza 
en las cercanías a los grandes centros urbanos, en los denominados “Cinturones 
Verdes” (CFI, 2016). Buenos Aires, cuenta con la mayor proporción relativa: 20% de 
superficie total implantada con hortalizas en Argentina y 22% de la producción total del 
país (Fernández Lozano, 2012). 
El Cinturón Hortícola Platense (CHP) (figura 2) se caracteriza por la producción 
altamente intensiva de cultivos hortícolas, con una alta dependencia del uso de 
productos fitosanitarios y fertilizantes, con la consiguiente degradación de los suelos y la 
contaminación de las aguas, lo que ha generado diversos problemas socio ambientales 
(Souza Casadinho & Bocero, 2008). 
 
Figura 2: Ubicación del Cinturón Hortícola de La Plata, Provincia de Buenos Aires 
(Argentina).  Fuente: El Peligro de los agrotóxicos: entre el Trabajo y la Salud. Trabajo final- Medicina 
Social 2016 (Alonso et al., 2016).  
 
El último Censo Horti-Florícola de Buenos Aires (CHFBA, 2005) estimó una 
producción anual promedio de 75.000 tn de hortalizas. La totalidad de la producción 
tiene como destino el consumo en fresco, abasteciendo al área metropolitana 
comprendida por más de 13 millones de habitantes. La lechuga es el cultivo que ocupa 
la mayor superficie cultivada, seguido por el tomate, pimiento, alcaucil, acelga y 
espinaca. La variedad de hortalizas cultivadas es muy amplia, superando las 30 
especies diferentes, incluyendo apio, berenjena, choclo, chaucha, remolacha, zapallito, 
zapallo, sandía, cebolla, brócoli, hinojo, alcaucil y otras verduras de hoja (Garat et al. 
2009). 
Cultivo de Pimiento 
El pimiento es un cultivo originario de América del sur, de la zona de Perú y 
Bolivia y, desde allí se expandió hasta América central y Meridional. Sus frutos son 
consumidos crudos o cocidos y, a nivel industrial, se emplean para la producción de 
productos de II Gama (conservas en vinagre y polvo para condimento) y de III Gama 
(congelados). Desde el punto de vista varietal, el pimiento presenta una amplia gama de 
genotipos utilizados para encurtidos, obtención de pimentón y consumo fresco; de estos 
últimos, los genotipos de pimiento dulce suelen tener frutos de tamaño grande y se 
cultivan en invernaderos. Son los más sensibles a situaciones de cultivo limitantes 
(Butcher et al. 2013). 
Importancia mundial y nacional  
Argentina es el principal productor de pimiento en Sudamérica, ocupando una 
superficie que varía año a año de 3.000 a 6.000 ha (Del Pino, 2020) de las cuales 1.700 
ha corresponden a la producción bajo cubierta. Su cultivo se extiende desde la provincia 
de Jujuy hasta Río Negro, siendo las principales provincias productoras para consumo 
en fresco, tanto al aire libre como en invernadero, Corrientes, Buenos Aires y Salta. 
Para el 2005, en el CHP el pimiento ocupó un total de 177,604 has y se estimó una 
producción de 9.535,242 tn (CHFBA, 2005). El 40% de la superficie se destina a cultivos 
protegidos (invernaderos) y el resto está ocupado por cultivos a campo. En general, las 
unidades de producción tienen una superficie media de 5,1 ha y se llaman "Quintas" 
(Stavisky, 2010; García, 2012). Actualmente el cultivo se inicia por almácigo y trasplante 
con pan de tierra. Esta alternativa le permite al productor lograr cosechas más 
tempranas y amortizar los costos del invernáculo y del cultivo (Del Pino, 2020). 
Morfología y Ecofisiología 
El pimiento, Capsicum annuum L, pertenece a la familia de las Solanáceas. Es 
una planta herbácea, de cultivo generalmente anual, y que puede en algunos casos, 
transformarse en bianual. Posee un sistema radical pivotante y profundo cuando se inicia 
mediante el sistema de siembra directa que puede llegar a 1,2 m de profundidad. En los 
cultivos iniciados por trasplante el sistema radical es más superficial. El tallo es erecto de 
hasta 2 m o más de altura, anguloso y provisto de ramificaciones dicotómicas, glabro en 
las variedades cultivadas y pubescentes en los tipos espontáneos. Las hojas son 
alternas, brillantes con lámina ovada o elíptica y margen entero. Las flores son 
hermafroditas, de fecundación autógama, presentan corolas de color blanquecino en 
posiciones normalmente solitarias (Ludvik et al. 2017). El fruto es una baya 
semicartilaginosa, de estructura hueca, llena de aire, con forma de cápsula; está 
conformada por un pericarpio grueso y jugoso en las variedades para consumo fresco 
(formado a su vez por el epicarpio, mesocarpio y endocarpio) y un tejido placentario al 
que se unen las semillas (Del Pino, 2020). Presentan un alcaloide denominado 
“capsicina” (con mayor localización en la placenta interna) responsable del sabor 
picante. Dicho compuesto es variable en los diversos cultivares por lo que se encuentran 
grados diversos de sabor pungente. Las semillas son reniformes, aplastadas, de color 
marrón claro y levemente pubescentes (Ludvik et al. 2017). 
 
Foto 1: Cultivo de pimiento bajo invernáculo. Fuente: Procesos fisiológicos y productivos 
óptimos en pimiento – Editorial De Riego (2020). 
 
 Entre los factores ambientales que controlan el crecimiento se encuentran la 
radiación fotosintéticamente activa (el uso eficiente de la radiación recibida es un 
elemento crucial en la acumulación de fotoasimilados y la formación de una biomasa 
activa), el agua y los nutrientes. Bajo condiciones hídricas del sustrato óptimas, el 
pimiento requiere una temperatura mínima de germinación de 10,9°C, mientras que la 
suma térmica requerida para germinación se encuentra en 182 °C día (Bierhuizen & 
Wagenvoort, 1974). El estado de maduración del fruto en el momento de la extracción de 
las semillas (inmaduro, completamente maduro o sobre madurado) afecta su respuesta 
germinativa (Cavero et al., 1995). Es máxima cuando finaliza la etapa de llenado de las 
semillas y tanto la viabilidad como el vigor comienzan a declinar a partir de ese momento 
(Demir & Ellis, 1992). Todos los cultivares de pimiento exhiben termo-dormición cuando 
la imbibición se realiza a altas temperaturas (40 °C) (Carter & Vavrina, 2001).  
El crecimiento vegetativo posee temperatura base de 10°C y demanda entre un 
50-70% de humedad relativa. La inducción floral es por suma térmica y la diferenciación 
responde a la amplitud térmica (Del Pino, 2020). Los suelos más adecuados para su 
cultivo son profundos, con buen drenaje y pH 7. Es medianamente tolerante a la 
salinidad: a partir de 2,5 ms/cm de CE ocurren importantes pérdidas de rendimiento 
(Berrios Ugarte et al. 2007). 
 
Suspensión de bromuro de metilo: reaparición de nematodos 
La producción intensiva trae aparejada la aparición de diversas plagas y 
enfermedades. Entre los métodos empleados para el control, la desinfección del suelo se 
transformó en una práctica de manejo prácticamente obligatoria en estos sistemas. 
Existen numerosas posibilidades para llevar adelante esta práctica, sin embargo, la más 
adoptada por los productores es el control químico. El uso del fumigante bromuro de 
metilo (CH3Br) se generalizó debido a su gran poder biocida y a la practicidad para ser 
aplicado. De acuerdo a lo establecido en el protocolo de Montreal en 1987 y ratificado 
por Argentina en 1990, se acordó que este producto debía ser retirado del mercado en el 
año 2015 por ser un gas que contribuye a la destrucción de la capa de ozono 
(Adlercreutz et al. 2007). Además de contaminante es tóxico para la salud humana, 
razón suficiente para su prohibición en el país, aunque se dispuso que por cinco años 
más se pueda usar, pero en “cantidades mínimas y con declaración jurada de cómo se 
debe utilizar”, y que se dejaría de utilizar definitivamente en el 2020 (Puertas et al. 2006). 
Argentina se encuentra en búsqueda de alternativas sustentables para la sustitución del 
bromuro de metilo (CH3Br).  
El uso indiscriminado de este producto derivó en una presión de selección muy 
alta, campaña tras campaña. La suspensión de este fumigante trajo aparejada la 
reaparición de importantes adversidades bióticas para los cultivos de la región, como los 
nematodos noduladores, destacando así la importancia de rediseñar programas de 
manejo integrado (Puertas et al. 2006). 
Nacobbus aberrans Thorne & Allen, conocido como el “nematodo del rosario” o 
“falso nematodo agallador”, es un endoparásito fitófago que produce agallas en las 
raíces de las plantas. Responsable de producir importantes pérdidas en la producción de 
numerosos cultivos hortícolas, incluido el pimiento (Manzanilla López et al. 2002). Este 
nematodo reúne una serie de características que la hacen diferente de otros nematodos 
del suelo. Entre ellas, se destacan su polifagia, elevado potencial reproductivo y notable 
capacidad de adaptación, características por lo que se encuentra ampliamente 
distribuido, abarcando diferentes regiones geográficas de nuestro país (Doucet & Lax, 
2005). Su ciclo de vida dura de 25 a 59 días, variando en función de las poblaciones 
específicas, tipo de hospedantes y condiciones ambientales. Presenta anhidrobiosis, 
estado que le permite sobrevivir bajo condiciones de desecación del suelo por más de 
ocho meses, característica que dificulta su control (Sánchez Delgado, 2007). A nivel 
celular, se han registrado alteraciones de la morfología y fisiología de las células del 
pimiento que corresponden a respuestas de hiperplasia e hipertrofia (Hewezi & Baum, 
2013). Estas alteraciones provocadas por las agallas que se forman en las raíces 
derivan en la ruptura del xilema y floema. Como consecuencia se reduce el flujo de 
sustancias a través de los tejidos de conducción y las plantas sufren marchitez, 
deficiencias de N, P, K, Ca y Mg, baja conductancia estomática y en consecuencia baja 
asimilación de CO2, disminución del crecimiento, pérdidas del rendimiento e incluso la 
muerte de la planta (Castillo & Marbán-Mendoza, 1984). 
 
Nacobbus aberrans 
Conocido como el “nematodo del rosario”, N. aberrans, constituye una de las 
adversidades bióticas más importantes en los cultivos bajo cubierta del CHP. Provoca 
anualmente importantes pérdidas económicas ya sea por la disminución en el 
rendimiento, o por el elevado costo de los fumigantes aplicados al suelo. Los datos 
formales sobre el daño económico causado por este nematodo son escasos. Un informe 
de INTA-Mar del Plata indica que los daños en tomate y pimiento alcanzan el 40 % 
(Adlercreutz et al. 2007). 
 








 Especie: Nacobbus aberrans Thorne & Allen 
 
Características morfológicas y ciclo biológico  
Es una especie anfimíctica, con un marcado dimorfismo sexual respecto a la 
forma del cuerpo. Los machos son filiformes (0.7-1.2 mm de largo) mientras que, las 
hembras son fusiformes y voluminosas de (0.7-1.9 mm de longitud) (foto 2).  
Parte del ciclo de vida (figura 3) se desarrolla en el suelo y parte en los tejidos del 
hospedador. La duración del ciclo varía según la temperatura y la disponibilidad de 
alimento. En condiciones óptimas (22-24°C) puede oscilar entre 37 - 48 días (Costilla, 
1985). Dicho ciclo comprende cuatro estadios juveniles y los adultos. El primer estadio 
(J1) se desarrolla en el interior del huevo. Luego de una muda, el segundo estadio 
juvenil (J2) emerge al exterior y se desplaza en el suelo en busca de un hospedador 
adecuado. Las larvas se alimentan del citoplasma de células del parénquima cortical 
perforando las paredes con ayuda de su estilete. A medida que el nematodo se va 
alimentando, muda pasando por el tercer (J3) y cuarto estadio juvenil (J4). 
Posteriormente, darán lugar a un individuo filiforme: hembra inmadura (también llamada 
hembra joven) o a un macho. La hembra inmadura penetra en el interior de la raíz y se 
fija a proximidad del cilindro central en donde induce el desarrollo de su sitio de 
alimentación (síncito). Esto da lugar a una serie de alteraciones histológicas y 
fisiológicas particulares en esa zona del sistema radical del hospedador. Con el 
transcurso del tiempo, el nematodo pierde su aspecto filiforme y se torna voluminoso con 
apariencia de huso o cigarro (hembra madura). Puede llegar a adoptar formas muy 
variables según sea la rigidez de los tejidos del vegetal entre los que se desarrolla. Una 
vez fecundada, la hembra produce una masa gelatinosa en la que se depositan entre 40-
800 huevos y que, generalmente, queda sobre la superficie de la agalla, en contacto con 
el suelo. Los huevos eclosionarán continuando con el ciclo de vida de la especie o se 
mantendrán en la matriz mucilaginosa hasta que aparezcan condiciones ambientales 
favorables (Doucet & Lax, 2005). Las masas de huevos tienen la capacidad de soportar 
condiciones adversas, tales como las bajas temperaturas (hasta -13° C) y la desecación 
por períodos prolongados de tiempo (González & Franco, 1997). 
      Foto 2: A- 
Huevos y estados 
juveniles B- Macho 




Figura 3: Representación del ciclo completo de N. aberrans (Fuente: Sánchez Portillo, 
2010). Referencias: A) etapa embriogénesis, B) segunda etapa larvaria, ataca raíces, C) J2, J3, 
J4 y hembras jóvenes invaden la raíz como inoculo primario, D) J2 se alimentan de células puede 
salir y reinfectar la raíz formando falsos nudos, E) tercera etapa larvaria, F) cuarta etapa larvaria, 
G) nematodos adultos, el macho abandona la raíz, H) hembra deposita huevos en ovisaco, I) las 
agallas contienen hembras ovipositoras, J) y K) índice de agallamiento. 
 
Alternativas de control  
El control de esta plaga se basa principalmente en el uso de desinfectantes de 
suelo (bromuro de metilo) y nematicidas químicos (Adlercreutz et al. 2007). En nuestro 
país, como ya se mencionó, está prohibida la utilización del bromuro de metilo por lo que 
hay que buscar alternativas de manejo, que deben ser eficaces, no impactar 
negativamente sobre el medio ambiente, ser económicamente viables y socialmente 
aceptadas (Bello et al. 2000).  Entre las prácticas de bajo impacto ambiental se pueden 
destacar el uso de agentes biológicos (Puertas et al. 2006), la solarización (Alcoser et al. 
2006), la incorporación de enmiendas orgánicas biofumigantes (Bongiorno et al. 2009) y 
la aplicación de aceites esenciales (Gupta et al. 2011). En los últimos años, el control 
biológico se ha convertido en un método eficiente, económico y no contaminante (Lax et 
al., 2011) y puede realizarse mediante la aplicación de distintos organismos como 
hongos micorrícicos arbusculares (HMA), hongos nematófagos y algunos géneros de 
bacterias entomopatógenas. Los HMA pueden conferir tolerancia a patógenos a través 
de diferentes mecanismos de acción (Linderman et al. 1992), entre los que se 
encuentran el micoparasitismo, la lisis enzimática, la antibiosis, la competencia por 
espacio o por nutrientes, y la inducción de resistencia en la planta. Los hongos 
nematófagos ejercen un control sobre las poblaciones de nematodos atrapando a las 
formas juveniles con diferentes estructuras especializadas (como anillos constrictores y 
no constrictores y extremos pegajosos) o bien mediante parasitismo de huevos como es 
el caso de Purpureocillium lilacinus (Thorne) Sayre & Starr (Flores-Camacho et al. 2008; 
Cavello et al, 2015). La bacteria entomopatógena más conocida en el control biológico 
es Bacillus thuringiensis Berliner. Más del 90 % del mercado de bioinsecticidas incluye 
productos a base de esta bacteria (Glare & O’Callaghan, 2000).  Su actividad como 
nematicida es debida al complejo de toxinas que produce durante su crecimiento, 
principalmente las b-exotoxinas y d-endotoxinas (Márquez Gutierrez & Fernandez 
Gonzalvez, 2006).  
 
Microrganismos benéficos para el control de N. aberrans 
Paecilomyces lilacinus (Purpureocillium spp.) 
El género Purpureocillium presenta conidióforos ramificados, agrupados o 
irregulares, en forma de cadena. Tiene un crecimiento rápido de sus hifas. Las colonias 
alcanzan 5 a 7 cm en 14 días a una temperatura de 25°C presentando un color lila. El 
rango óptimo de temperatura para su desarrollo va de los 26 a 30°C y un pH de 2 a 10 
(Acosta, 2006). 
Clasificación taxonómica: 
Reino: Fungi  
Filo: Ascomycota  
Orden: Eurotiales  
Familia: Trichocomaceae  
Género: Purpureocillium  
Especie: Paecilomyces (=Purpureocillium) lilacinus (Thorne) Sayre y Starr.  
 
Los hongos de este grupo se caracterizan por el hábito de parasitar nematodos y 
otros organismos. Este hongo es normalmente saprófito y produce un espeso micelio de 
dónde se forman los conidióforos. La producción de conidióforos, y por ende la 
concentración final de conidios, puede verse afectado o estimulado dependiendo de la 
concentración de humedad y la disponibilidad de nutrientes. Sus hifas normalmente 
poseen una textura lisa y presentan un espesor entre 3 y 5 µm. A partir de estas 
estructuras se levantan conidióforos que pueden llegar a tener hasta 650 µm, los cuales 
producen conidios con carácter fusiforme. El crecimiento y desarrollo del hongo es 
posible entre las temperaturas de 8 a 38°C, teniendo un crecimiento óptimo entre 26 y 30 
°C (Inglis et al.  2000). 
El ciclo biológico de hongos imperfectos comprende cinco pasos principales los 
cuales son: dormancia de los conidios, germinación, infección, desarrollo de micelio y 
conidiogénesis. El desarrollo de micelio y producción de conidios viables está 
directamente relacionado con la disponibilidad de fuentes de nitrógeno y carbono, 
además del método de inoculación, salinidad del sustrato, relación carbono/nitrógeno, 
aireación, contenido de humedad, entre otros (Mukhtar et al. 2013) Los conidióforos son 
caracterizados por tener un reducido movimiento de agua, ausencia de movimiento 
citoplasmático y una baja actividad metabólica. Bajo condiciones favorables, los conidios 
germinan formando un tubo vegetativo, el cual será la base para el futuro micelio (Brand 
et al., 2010). 
 
Mukhtar et al. (2013) indican que las hifas de P. lilacinus penetran fácilmente la 
cáscara de los huevos de Meloidogyne arenaria Chitwood (1949), los cuales una vez 
invadidos se hinchan como resultado de la alteración de permeabilidad de la pared y 
sufren una serie de cambios estructurales. Por su parte Brand et al. (2004), señalan que 
la capa vitelina se divide en tres membranas separadas, la capa de quitina se torna 
vacuolada y la capa lipídica desaparece, provocando la destrucción del embrión. En la 
mayoría de los casos el hongo no sólo ataca las masas de huevos, sino también penetra 
en el cuerpo de las hembras adultas oviponentes y las destruye.  
Kiewnick & Sikora (2005), indican que este hongo presenta varios mecanismos 
de acción, pero el principal está asociado al ataque en etapas sedentarias, en particular 
a los huevos de nematodos enquistados o sedentarios, produciendo leucinotoxinas, 
quitinasas, proteasas y ácido acético, compuestos directamente relacionados con el 
proceso de infección; se ha demostrado que P. lilacinus penetra directamente todos los 
estados del nematodo luego de la formación del apresorio. Después de la adhesión P. 
lilacinus forma un apresorio para adherirse a la superficie de acogida y lograr la 
penetración. Esta estructura libera enzimas, secretadas para degradar los sustratos 
adyacentes con lo que establece un punto de infección mucho más estrecho y así lograr 





Bacillus thuringiensis es una bacteria del suelo, anaerobia facultativa, móvil y 
esporogénica, perteneciente al grupo de bacterias Gram positivas conformado 







Especie: Bacillus thuringiensis. 
 
 Se caracteriza porque luego de la fase de crecimiento exponencial, las células 
producen tanto una espora subapical como uno o varios cuerpos parasporales: 
inclusiones compuestas de una o más proteínas cristalinas (ICPs) que tienen actividad 
insecticida específica, incluso a nivel de especie (Lecadet, 1970; Schnepf et al. 1998).  
Los cristales están constituidos por proteínas denominadas δ-endotoxinas 
también conocidas como proteínas Cry y Cyt. Se han encontrado δ-endotoxinas activas 
contra insectos lepidópteros (mariposas), coleópteros (escarabajos), dípteros 
(mosquitos), himenópteros (hormigas), ácaros y también contra otros invertebrados 
como nematodos, gusanos planos y protozoarios (Bravo, 1992).  
Estas proteínas toxicas que B. thuringiensis produce, en términos generales, son 
las más usadas en insecticidas naturales en la agricultura ya que ofrecen una notable 
alternativa a los pesticidas químicos. No son tóxicos para los vertebrados, son más 
benignos al ambiente, y por medio de la ingeniera genética pueden ser introducidas a los 
cultivos para proveer una constante protección (Ziquan et al. 2008). A la fecha a seis 
proteínas Cry (Cry5, Cry6, Cry12, Cry13, Cry14, Cry21) se les conoce su actividad toxica 
para larvas de nematodos de vida libre o parásitos (Wei et al. 2003; Mohammed et al., 
2008). 
Con el uso de nuevas alternativas de control como son los derivados de B. 
thuringiensis, se espera que esta bacteria contribuya a fortalecer los programas 
sanitarios en contra de nematodos parásitos que afectan a mamíferos y a plantas. Las 
d–proteínas de B. thuringiensis han mostrado ser inocuas al ser humano y a otros 
mamíferos, y aunque su efecto nematicida es poco conocido. B. thuringiensis es una 
herramienta de control con posible potencial tóxico en contra de nematodos de 
importancia veterinaria y agrícola (De Maagd, 2001).  
 
Rhizophagus intraradices 
Los hongos formadores de micorrizas arbusculares (HMA), son las asociaciones 
más comunes que se establecen con la mayoría de las especies de plantas, y 
probablemente son, en abundancia, las más importantes (Sarabia Ochoa et al., 2010). 
La micorrización es una interacción (simbiosis) entre especies de hongos del orden 
Glomales y las raíces de la mayoría de las plantas. Entre las plantas que forman este 
tipo de asociaciones se encuentran la mayoría de las leguminosas herbáceas y muchas 
leñosas, los cereales, los frutales y la gran mayoría de los cultivos hortícolas (Quilambo, 
2003). 
Clasificación taxonómica 
Filo: Glomeromycota  
Orden: Glomerales  
Familia: Glomeraceae  
Género: Rhizophagus 
Especie: Rhizophagus intraradices. 
 
Estos hongos son simbiontes obligados de las plantas superiores (Barea, 2000), 
reciben fotoasimilados de las plantas, a las que les proporcionan nutrientes y agua que 
absorben del suelo (Smith & Read, 2008). La simbiosis facilita la captación de fósforo, un 
nutriente limitante en la mayoría de los suelos. También influye directa o indirectamente 
en la absorción de otros iones minerales (N, K, Ca, Mg, Fe,Mn). Promueven un mayor 
crecimiento de las plantas especialmente en aquellos suelos donde estos nutrientes son 
escasos. El hongo por su parte, depende completamente de la planta para obtener los 
carbohidratos que requiere para su desarrollo (Sarabia Ochoa et al., 2010). Entre otras 
ventajas de esta asociación en los sistemas suelo-planta se ha estudiado la inducción de 
una mayor tolerancia/resistencia frente a distintos estreses bióticos y abióticos. También 
se ha investigado el incremento de la tolerancia de las plantas micorrizadas al estrés 
hídrico, salino, por deficiencia de nutrientes, exceso de metales pesados y sustancias 
fitotóxicas (Ruscitti et al. 2011; Kaya et al. 2009; Beltrano et al. 2013). 
Las micorrizas pueden conferir tolerancia a patógenos a través de diferentes 
mecanismos de acción (Linderman, 1992), entre los que se encuentran el 
micoparasitismo, la lisis enzimática, la antibiosis, la competencia por espacio o por 
nutrientes, y la inducción de resistencia en la planta. La producción de sustancias 
fúngicas es uno de los mecanismos más estudiados. El micelio extrarradicular de las 
micorrizas libera una serie de compuestos que tienen un efecto supresor y/o estimulante 
en el sustrato circundante. Filión et al. (1999), reportaron la estimulación del crecimiento 
de Pseudomonas chlororaphis y Trichoderma harzianum por exudados de los HMA, 
mientras que la germinación de conidios de Fusarium oxysporum f. sp chrysanthemi se 
redujo y el crecimiento de Clavibacter michiganensis subsp michiganensis no se vio 
afectado. También la competencia por espacio y fuente carbonada. El crecimiento de los 
hongos micorrícicos y el de muchos organismos fitopatógenos depende de los 
fotosintatos provistos por la planta huésped, por lo que existe una competencia por la 
captación de éstos. Cuando los HMA colonizan las raíces de forma temprana, la mayor 
demanda de carbono puede inhibir el crecimiento de los patógenos (Larsen & Bødker, 
2001). Es por este motivo que se ha sugerido que la competencia por nutrientes, 
especialmente carbono, es la principal causa del efecto de biocontrol mediado por HMA 
(Jung et al., 2012). Del mismo modo, existe una competencia por el sitio, ya que al igual 
que los hongos formadores de micorrizas arbusculares muchos patógenos tienen un 
crecimiento inter e intracelular en la planta (Pozo et al. 2010). 
El proceso de colonización comienza con la germinación de las esporas que se 
encuentran en el suelo o en las raíces de las plantas, las que desarrollan uno o varios 
tubos germinativos que se extienden hasta encontrar la raíz para colonizarla (Giovannetti 
et al., 1993). Cuando una hifa (foto 3 b) alcanza la superficie de la raíz forma una 
estructura llamada apresorio, producto de la ramificación y engrosamiento de la pared 
celular de la hifa. Luego la hifa penetra en la raíz de la planta. El proceso de colonización 
continúa con la formación de hifas intercelulares que colonizan la corteza radical, dando 
lugar a las estructuras características de esta simbiosis que son los arbúsculos (foto 3 c), 
ramificaciones dicotómicas repetidas de hifas intracelulares. Estas estructuras son las 
encargadas del intercambio bidireccional de nutrientes y carbono entre el hongo y la 
planta (Smith & Read, 2008). Junto al desarrollo del hongo dentro de la raíz se produce 
una proliferación de hifas en el suelo lo que constituye el micelio externo o extraradical 
fundamental para la adquisición de agua y nutrientes por las plantas, ya que permite 
explorar microhábitats del suelo inaccesibles para las raíces (Barea, 2000). 
 Algunos hongos micorrícicos producen también vesículas (foto 3 a), estructuras 
que tienen como función el almacenamiento de sustancias, especialmente lípidos. Se 
forman en los extremos de las hifas inter o intracelularmente a medida que progresa la 
infección (Bécard & Pfeffer, 1993).  
 
    Foto 3: A- Vesículas de Rhizophagus intraradices B1, B- Hifas de Rhizophagus intraradices 
B1. C- Arbúsculos y vesículas de Rhizophagus intraradices B1 (fuente propia, 2020). 
 
Si bien existen antecedentes del uso de los microorganismos mencionados para 
el control de plagas, poco se conoce de la posibilidad de emplear estas herramientas en 
forma conjunta. Teniendo en cuenta lo anteriormente descripto, el estudio de las 
interacciones entre los diferentes bioinsumos (hongos micorrícicos arbusculares, hongos 
nematófagos y bacterias) permitirá incorporarlos en programas de control de nematodos 
fitoparásitos como una alternativa sustentable para solucionar los problemas 
ocasionados por esta plaga en el cultivo de pimiento. 
 
HIPÓTESIS  
La presencia del nematodo Nacobbus aberrans en el suelo afecta el crecimiento 
de las plantas de pimiento (Capsicum annuum L.) cultivadas bajo cubierta. La asociación 
con hongos micorrícicos arbusculares, hongos nematófagos y Bacillus 
thuringiensismorigera la actividad fitopatógena de N. aberrans, mitigando los daños 
provocados sobre las plantas de pimiento. 
OBJETIVO GENERAL 
Estudiar el efecto de diferentes bioinsumos y su sinergismo, en el crecimiento de 
plantas de pimiento (Capsicum annuum L.) y en la reducción de la población de 
Nacobbus aberrans, para mantenerla por debajo del umbral de daño económico para 
este cultivo. 
OBJETIVOS PARTICULARES 
1. Evaluar las respuestas morfológicas, fisiológicas y bioquímicas que produce la 
inoculación con hongos micorrícicos arbusculares, hongos nematófagos y bacterias 
promotoras del crecimiento vegetal, solos o combinados, en plantas de pimiento 
afectadas por N. aberrans. 
2.  Cuantificar el efecto del uso individual y combinado de los diferentes 
microorganismos en estudio, sobre la población de N. aberrans en el cultivo de pimiento. 
 
ACTIVIDADES Y METODOLOGIA 
 
El trabajo experimental se realizó en condiciones semicontroladas de temperatura 
en un invernáculo perteneciente al Instituto de Fisiología Vegetal (INFIVE), Facultad de 
Ciencias Agrarias y Forestales (UNLP).  
Condiciones de cultivo 
Se utilizaron semillas de pimiento variedad “Fyuco”, las cuales se sembraron en 
speedlings plásticos, previa desinfección con NaOCl (10 %) durante 5 minutos. Para la 
siembra se utilizó como sustrato una mezcla de perlita- vermiculita (1:1), previamente 
autoclavada (foto 4 a). Las plantas provenientes de los almácigos se trasplantaron en 
macetas de 5 litros conteniendo una mezcla de tierra y arena (1:1) tindalizada durante 
tres días consecutivos, a las que se aplicaron los inoculantes en forma individual y 
combinada, a fin de determinar las combinaciones efectivas para la protección frente al 
ataque de N. aberrans (foto 4 b). 
 
Foto 4: A - Siembra en speedling plásticos. B- Plantas trasplantadas en macetas de 5 
litros (Fuente propia, 2019). 
 
Tratamientos realizados 
El ensayo tuvo un diseño completamente al azar con 9 repeticiones por 
tratamiento. De esta forma quedaron definidos los siguientes tratamientos: 
A - No inoculado con N. aberrans (SN): 
1- Control (sin inoculación con microorganismos benéficos). 
2- Inoculado con Rhizophagus intraradices B1 (B1).  
3- Inoculado con Paecilomyces lilacinus (PL). 
4- Inoculado con Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT). 
5- Inoculado con Rhizophagus intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL). 
6- Inoculado con Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. 
Kurstaki (B1 BT). 
7- Inoculado con Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (BT 
PL). 
8- Inoculado con Paecilomyces lilacinus, Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT PL). 
B - Inoculado con N. aberrans (CN): 
1- Control (sin inoculación con microorganismos benéficos). 
2- Inoculado con Rhizophagus intraradices B1 (B1). 
3- Inoculado con Paecilomyces lilacinus (PL). 
4- Inoculado con Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT). 
5- Inoculado con Rhizophagus intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL). 
6- Inoculado con Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. 
Kurstaki (B1 BT). 
7- Inoculado con Bacillus thuringiensis var. Kurstakiy y Paecilomyces lilacinus (BT 
PL). 
8- Inoculado con Paecilomyces lilacinus, Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT PL). 
 
Preparación del inóculo micorrícico 
Se utilizó inoculante micorrícico producido a partir de Rhizophagus intraradices 
cepa B1 del Banco de Glomeromycota In Vitro (UBA). La multiplicación de la misma se 
realizó utilizando como plantas trampas trébol blanco (Trifolium repens L.) y lotus (Lotus 
tenuis L.) (foto 5), que se cultivaron en un sustrato compuesto por perlita-vermiculita-
arena (1:1:1), previamente tindalizado (100°C durante 1 hora por día, tres días 
consecutivos). Las plantas se mantuvieron en cámaras de crecimiento (25 +/- 2 ºC, 
fotoperíodo de 16 horas y 350 µmoles. m-2. s-1 de irradiancia) durante 90 días. Al cabo de 
ese tiempo, las plantas se dejaron secar para luego eliminar la parte aérea. Las raíces 
se cortaron en fragmentos pequeños mezclándolas en forma homogénea con el sustrato, 
constituyendo el inóculo, una mezcla de sustrato, hifas, esporas y fragmentos de raíces 
de trébol y lotus micorrizadas en un 90%, con una densidad de 60 esporas.g-1 de 
sustrato. La elección de esta cepa de HMA se basó en resultados previos y referencias 
bibliográficas donde se demostró su capacidad para mitigar los efectos del estrés, 
además de la factibilidad para ser multiplicada. Las plantas que se utilizaron en el 
ensayo se inocularon a la siembra con 30% v/v de este inóculo. 
 
Foto 5: Plantas trampas de trébol blanco (Trifolium repens L.) y lotus (Lotus tenuis L.) 
(Fuente propia, 2019). 
 
Preparación del inóculo del hongo nematófago 
 
Se utilizó una cepa de Paecilomyces lilacinus proveniente del Centro de 
Investigación y Desarrollo en Fermentaciones Industriales (CINDEFI), Facultad de 
Ciencias Exactas (UNLP). En una primera instancia se repicó el inóculo inicial en cajas 
de Petri con medio de cultivo agar papa glucosado (APG) 1,5%, pH 6 en cámara de flujo 
laminar para evitar contaminaciones (foto 6 A). Se incubaron las cajas en oscuridad a 
28° C por siete días aproximadamente cuando el medio de cultivo estaba completamente 
colonizado por el hongo (Inalbón et al. 2015). Para la multiplicación del inóculo se 
utilizaron botellas (foto 6 B) con sustratos formulados con semillas de avena y viruta de 
madera de salicáceas en donde se incorporaron los medios de cultivo colonizados. La 
incubación de los cultivos bajo condiciones de fermentación en estado sólido se realizó 
en cámara de cultivo a 28°C y en oscuridad durante 30 días (Inalbón et al, 2015). Una 
vez que las botellas estaban completamente colonizadas se consideraron en 
condiciones de ser utilizadas. La elección de esta especie se basó en el reconocido 
efecto nematicida evidenciado en diversas publicaciones científicas, principalmente 
sobre el género Meloidogyne, siendo escasa la información sobre Nacobbus. Las plantas 
que se utilizaron en el ensayo se inocularon al trasplante con 10% v/v de este inóculo. 
 
Foto 6: A- Preparación y repique del inóculo inicial del hongo nematófago en cajas de 
Petri  B- Multiplicación en botellas (Fuente propia, 2019). 
 
Preparación del inóculo de las bacterias 
Las bacterias, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki, que se utilizaron en el ensayo 
fueron de origen comercial (Bac-thur ®). Seleccionadas por sus antecedentes 
bibliográficos en el control de nematodos. Las plantas se inocularon 7 días después del 
trasplante con este inóculo (1x107ufc/ml), y luego cada 15 días hasta la finalización del 
ensayo. 
 
Preparación del inóculo del nematodo 
Se utilizó como inóculo una población monoxénica, obtenida a partir del cultivo en 
contenedores de plantas inoculadas con una masa de huevos de N. aberrans (N) 
proveniente de invernaderos del CHP, multiplicado sobre plantas de tomate platense. 
Utilizando las técnicas de Hussey & Barker (1973) y de Coolen (1979), se extrajeron los 
huevos procesando las raíces con una mezcla de agua e NaOCl (1 %) en una licuadora, 
posteriormente se tamizó (poro de 37 µm) y se centrifugó con caolín y sacarosa. Se 
retiró el sobrenadante donde se encuentran los huevos, se enjuagaron con agua y se 
conservaron en heladera hasta la inoculación de las plantas. Tres días después del 
trasplante, la mitad de las plantas se inocularon con 5000 huevos del nematodo. 
 
PARÁMETROS DETERMINADOS 
 Incidencia en el crecimiento de las plantas 
Semanalmente en cada una de las plantas de los diferentes tratamientos se midió 
diámetro al cuello con un calibre manual y altura desde el suelo al ápice empleando una 
cinta métrica.  
 
 Índice de verdor 
Se determinó el índice de verdor semanalmente utilizando el medidor portátil 
SPAD 502® (Minolta Co. Ltd., Japan) (foto 7). El procedimiento consistió en estimar el 
contenido relativo de clorofila total (a+b) presente en la hoja (unidades SPAD relativas de 
Minolta), mediante la medición de la absorción de la hoja en dos regiones de longitud de 
onda, roja y cercana a infrarroja. Utilizando estas dos transmisiones el medidor calcula el 
valor numérico SPAD, que es proporcional a la cantidad de clorofila presente en la hoja 
(Hoel & Solhaug, 1998).  
 
Foto 7: Medidor SPAD (Biaus, 2017).  
 
 Conductancia estomática  
La conductancia estomática se midió con un Porómetro DC 1 (Decagon) que 
registra la transpiración y es un indicador de la conductancia estomática. La 
conductancia estomática fue medida al principio y al final del ensayo cuando las 
condiciones climáticas (baja a moderada nubosidad) lo permitieran sobre una hoja 
totalmente expandida. 
 
A los 90 días después del trasplante se levantó el ensayo y se realizó un 
muestreo de hojas y raíces para determinar los siguientes parámetros: 
 
 Rendimiento cuántico del fotosistema II (PSII) 
Para medir este parámetro se empleó un medidor de fluorescencia modulada de 
la clorofila, utilizando el método del pulso saturante (Tambussi & Graciano, 2010) 
Fluorímetro FMS2, Hansatech. Se eligieron 10 plantas de cada tratamiento y sobre hojas 
totalmente expandidas y no senescentes se le colocaron pinzas (“clips”) especiales, 
provistas por el fabricante del equipo, que permiten oscurecer un sector de la hoja a 
medir por 30 minutos a modo de aclimatar a la oscuridad y relajar los 15 mecanismos de 
disipación no fotoquímica. Este coeficiente Fv/Fm puede tomar valores entre 0 y 0,85 y 
connota una relación directa con el porcentaje de centros funcionales del fotosistema II. 
 
 Tasa de transporte de electrones (ETR, Electron transport rates) 
 Representa una estimación del tránsito de electrones a través de la cadena de 
transporte fotosintético. Su cálculo está basado en la determinación del rendimiento 
cuántico efectivo de emisión de fluorescencia (Celis Plá et al, 2014), para lo cual, se 
utilizó un Fluorímetro FMS2, Hansatech. Se midió sobre las mismas hojas en donde se 
midió Rendimiento cuántico del fotosistema II (PSII) bajo intensidades de luz PAR por 
sobre los 1000 μmol m-2 s-1. Estas intensidades son estimadas por la reacción del PSII 
ante el impulso de la radiación solar. 
 
 Determinación de la conductividad relativa de las membranas celulares 
de hojas y raíces mediante el método de Lutts et al. (1996). 
La determinación de la conductividad relativa de las membranas celulares se 
realizó a partir de 4 discos de material fresco de hojas y el equivalente en peso fresco de 
raíces. Inmediatamente después del muestreo, los tejidos se lavaron tres veces con 
agua bidestilada durante 15 segundos, para eliminar los electrolitos adheridos a la 
superficie y aquellos liberados por las heridas producidas por el corte. Posteriormente, 
cada muestra se sumergió en un tubo con 10 ml de agua bidestilada donde 
permanecieron durante cuatro horas a temperatura ambiente. Seguido a esto, se 
determinó la conductividad eléctrica (dS m-1) empleando un conductímetro Jenco modelo 
3173. Luego, los tubos se taparon y se llevaron al autoclave donde se mantuvieron por 
20 minutos a una presión de una atmósfera y 120 °C, con el objetivo de afectar 
totalmente la integridad de las membranas. Finalmente, los tubos se dejaron enfriar a 
temperatura ambiente y se volvió a medir la conductividad eléctrica del medio. En base a 
los datos obtenidos, se estimó la conductividad relativa de las membranas celulares a 
partir de la siguiente fórmula: 
CR (%) = (L1 /L2) x 100 
Donde, L1 y L2 son las lecturas de conductividad eléctrica antes y después del 
autoclavado respectivamente. 
 
 Determinación del contenido de proteínas solubles mediante el método 
de Bradford (1976). 
El contenido de proteínas solubles se determinó a partir de 100 mg de la última 
hoja expandida e igual peso de raíz, de acuerdo al método de Bradford (1976). Los 
tejidos se homogeneizaron en un mortero con 1 ml del buffer de extracción (TRIS 50 
mM, EDTA 1mM, PVPP insoluble 1%, MeSH 0,1% a pH 7,5) a 4ºC. El homogeneizado 
resultante se centrifugó a 10.000 g durante 10 minutos a 4ºC. Se tomaron 100 µl del 
sobrenadante y se le agregó 5 ml del reactivo Azul Brillante de Coomassie, se agitó en 
vortex y se leyó la absorbancia a 595 nm. El cálculo de la concentración de proteínas se 
efectúa empleando una curva patrón preparada con distintas concentraciones de 
albúmina de suero bovino (BSA, SiFMa Chemical Co). 
 
 Determinación del contenido de clorofila y carotenos según el método 
de Wellburn (1994). 
El contenido de clorofila y carotenoides se determinó a partir de un disco de hoja 
de 1 cm de diámetro. Se utilizó N, N-Dimetilformamida como solvente de extracción, 
determinando la absorbancia de la solución a las longitudes de onda 647, 664 y 480 nm, 
en un espectrofotómetro Shimadzu UV 160 A. El cálculo del contenido de pigmentos se 
realizó de acuerdo a Wellburn (1994) con las siguientes ecuaciones: 
Clorofila a (µg cm-2) = 12 x Ab663.8 – 3.11xAb646.8 
Clorofila b (µg cm-2) = 20.78 x Ab646, – 4.88xAb663.8 
C total a+b (µg cm-2) = 17.67 x Ab646.8 + 7.12x Ab 663.8 
Carotenoides (µg cm-2) = (1000 x Ab480 – 1.12 Ca – 34.07 Cb) / 245 
 
 Micorrización: Tinción de raíces micorrizadas mediante el método de 
Phillips & Hayman (1970). 
Se seleccionaron en forma aleatoria fracciones de raíces no lignificadas y se 
procedió a clarificar y teñir. Las raíces se aclararon con KOH al 10% (p/v) (10 min., 
100°C). Luego se lavaron tres veces con agua y se aplicó una solución de HCl 0,1N (5 
min. a T° ambiente). Finalmente se tiñeron con azul de Tripán (5 min. a 95°C). El 
colorante tiñe de color azul las estructuras del hongo que contienen quitina, principal 
componente de las paredes celulares de los hongos micorrícicos arbusculares. Luego 
las raíces se conservaron en una solución de lacto-fenol. Fragmentos de raíces teñidas, 
de aproximadamente 1cm de longitud, se montaron en portaobjetos (foto 8) añadiendo 
gotas de ácido láctico y se cubrieron con un cubreobjeto observándose al microscopio 
óptico. Se realizaron 3 repeticiones de cada tratamiento, cada una de 10 fragmentos de 
raíz.  De cada muestra se observó la presencia de campos negativos (sin presencia de 
estructuras fúngicas) y positivos (con presencia de estructuras fúngicas). En los campos 
positivos se tuvo en cuenta el tipo de estructuras (arbúsculos, vesículas, hifas) presentes 
dentro de la raíz.  
El porcentaje de micorrización (% M) se calculó como la proporción de raíces 
infectadas sobre el número total de fragmentos de raíz observados, calculando también 
el porcentaje de arbúsculos (% Ar) y vesículas (% V). 
Foto 8: Raíces de pimiento teñidas y preparadas para su observación en microscopio 
óptico (Fuente propia, 2020). 
 
 Extracción de huevos de nematodos de las raíces mediante el método 
de Hussey & Barker (1973).  
El objetivo de esta técnica es extraer y disolver las masas de huevos que se 
encuentran en las raíces. Para ello las raíces se cortaron con tijera en segmentos de 10 
cm de largo y se las colocó en una licuadora. Se agregó una solución de hipoclorito de 
sodio al 0,5% hasta cubrir la totalidad de las raíces y se licuó a la velocidad máxima 
durante un minuto. Se vertió la suspensión sobre dos tamices superpuestos, colocando 
en la parte superior el tamiz de 150 μm de apertura de malla y en la inferior, el de 37μm. 
Se enjuagó el tamiz inferior y se recolectó el material donde se encontraban los huevos. 
Esta técnica se combinó con la de técnica de centrifugación – flotación de Coolen (1979) 
para clarificar la suspensión y facilitar el recuento de huevos en microscopio óptico.  
 
 Método de centrifugación flotación para la separación y purificación de 
nematodos mediante el método de Coolen (1979).  
Para poder facilitar el conteo de huevos obtenidos de las raíces por la técnica de 
Hussey & Barker (1973) se aplicó sobre la suspensión de huevos la técnica de 
centrifugación- flotación descrita por Coolen (1979). A la suspensión de huevos, se le 
adicionó 5 cm3 de caolín por cada 50 cm3 de suspensión. Se agitó hasta lograr una 
mezcla homogénea y se distribuyó en tubos de centrífuga. Se realizó una primera 
centrifugación durante 5 minutos a 1000g. Finalizada la centrifugación el sobrenadante 
fue descartado y el pelett resuspendido con una solución de sacarosa con densidad 1,18 
gr/L (484 gr de azúcar comercial en un litro de agua). Con ayuda de columna de vidrio, 
se mezcló la sacarosa con el pellet hasta lograr una mezcla homogénea. Luego se 
procedió a realizar una segunda centrifugación a 1000g durante 2 minutos. Finalmente 
se vertió el sobrenadante sobre un tamiz de 37 μm debajo del grifo para “lavar” los 
huevos y retirar la sacarosa. El contenido del tamiz fue colocado en vasos de precipitado 
para posterior recuento sobre placa de conteo en microscopio óptico. 
 
 Población final de nematodo y factor de reproducción de acuerdo a 
Oostenbrink (1966).  
La población final del nematodo se calculó mediante el número de huevos 
extraídos de la raíz y el número aproximado de vermiformes en el suelo. Para obtener 
este último valor, se extrapolan los resultados obtenidos de analizar 100 ml. de suelo al 
volumen total de la maceta. El Factor de reproducción se calculó por: población final x 
Población inicial-1. La población inicial corresponde al número de huevos que se 
inocularon. 
 
 Determinación peso seco total 
Se determinó el peso seco por planta (PST) mediante secado en estufa a 80°C 
hasta peso constante de la muestra. 
 
 Determinación del rendimiento 
Se cosecharon, cuantificaron y pesaron los frutos de todas las plantas de los 
distintos tratamientos. Se determinó el n° de frutos final/planta y el promedio de 
gramos/fruto para cada tratamiento para observar el efecto del nematodo sobre el 
rendimiento y el efecto protector y estimulador de los microorganismos benéficos. 
 
ANÁLISIS ESTADÍSTICO  
El ensayo se realizó siguiendo un diseño experimental completamente aleatorizado, 
con ocho repeticiones. Los datos se analizaron por ANOVA y las medias se compararon 
usando LSD (P<0,05) utilizando el programa estadístico SISVAR. 
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
Evaluación de parámetros morfológicos  
Altura y calibre 
En la Tabla 1 pueden verse los promedios de las mediciones de altura y calibre 
para cada tratamiento en ausencia (SN) y presencia (CN) de N. aberrans realizados a 
los 90 días del trasplante. Dichos promedios no presentaron diferencias significativas 
entre los tratamientos con o sin infección con el nematodo.  Coincidiendo con Chaves et 
al. (2011) que observaron que en genotipos de tomate clasificados como altamente 
susceptibles el fitoparásito no afectó la altura.  
 
En presencia y ausencia de N. aberrans hay diferencias significativas en altura y 
calibre evaluando los distintos inóculos. En ambas situaciones, (CN) y (SN), los 
tratamientos con Paecilomyces lilacinus (PL) presentaron mayor altura que el resto de 
los inóculos ensayados. En cuanto al calibre, los tratamientos inoculados y no inoculados 
con nematodos con Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) 
y Rhizophagus intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) fueron los que tuvieron 
mayores valores.  
Liu et al. (2012) indicaron que los HMA y los PGPR pueden estimularse entre sí y 
tener una actividad sinérgica en la mejora del crecimiento de las plantas y reducir las 
enfermedades de las plantas.  El crecimiento de plantas de tomate fue mayor al ser 
inoculadas con HMA y PGPR combinados que al hacerlo con inoculaciones individuales. 
Las inoculaciones individuales fueron consistentemente efectivas al aumentar el 
crecimiento de los brotes, pero no mejoró el tamaño de la raíz (Liu et al., 2012). 
  
Peso seco total 
 
La presencia de N. aberrans (CN) afectó de manera negativa al peso seco total 
de las plantas pimiento, con diferencias significativas.  Según lo expresado por Zamudio 
et al. (1987), las plantas infectadas con N. aberrans, presentan un menor peso del follaje 
verde y raíces, en comparación con plantas libres de nematodos. Lo cual coincide con 
los resultados obtenidos en esta investigación. 
Así también se observó que el tratamiento con N. aberrans (CN) e inoculado con 
Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) obtuvo el mayor valor de peso seco total, el cual 
es comparable a los resultados arrojados por los tratamientos sin nematodos (SN). Lo 
visto no coincide con Hol & Cook (2005), qué señalaron que la sola inoculación con 
Bacillus sp. no presento efecto sobre las plantas tratadas.  
En ausencia de nematodos (SN) la inoculación con la combinación de 
Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) presentó mayor 
peso seco total comparado a los demás tratamientos. Similares resultados obtuvieron 
Valencia et al. (2014) al utilizar Paecelomyces lilacinus para el control de Radopholus sp. 
en banano, obteniendo los mayores valores de peso seco aéreo y de raíz siguiendo con 
el tratamiento en el que combinaron P. lilacinus con micorrizas y rizobacterias, al igual 
que plantas de lechuga inoculadas con P. lilacinus y B. subtilis frente al ataque de 
Meloidogyne spp. (Prakob et al., 2009).  
La inoculación multimicrobiana de hongos y bacterias promotores del crecimiento 
es una forma de proteger las plantas contra el estrés ya que pueden mejorar la nutrición 
y el crecimiento de las plantas, así como también reducir enfermedades y generalmente 
son más efectivos cuando se agregan juntos que en forma individual (Attia & Awad 2003; 
Akhtar & Siddiqui 2008; Siddiqui & Akhtar 2009; Correa, 2011). 
 
Tabla 1: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus 
intraradices (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres 
en la altura, calibre y peso seco total (PST) de las plantas de pimiento, en presencia 
(CN) y ausencia de N. aberrans (SN). 
N. 
aberrrans 
Tratamiento Altura (cm) Calibre (cm) PST (gr) 
SN Control 47,00 Ba 0,75 ABa 19,40 BCDa 
B1 44,60 Ba 0,76 ABa 17,20 CDa 
PL 54,50 Aa 0,72 ABa 20,20 BCa 
BT 47,75 Ba 0,79 Aa 18,80 CDa 
 
B1 PL 47,90 Ba  0,79 Aa 18,40 BCDa 
 
B1 BT 45,20 Ba 0,69 Ba 16,20 Da 
 
PL BT 47,50 Ba 0,80 Aa 26,00 Aa 
 
B1 BT PL 49,63Aba 0,84 Aa 21,60 Ba 
CN Control 51,50 Ba 0,77 Aba 13,40 Db 
B1 50,6 Ba 0,71 Aba 14,00 CDb 
PL 52,80ABa 0,79 Aba 16,40 ABb 
BT 49,60 Ba 0,80 Aa 18,50 Aa 
 
B1 PL 49,40 Ba 0,73 Aba 15,30 BCb 
 
B1 BT 48,30 Ba 0,71 Ba 12,75 CDb 
 
PL BT 53,70 Aa 0,76 Aa 16,60 ABb 
 
B1 BT PL 40,60 Ba 0,75 Aa 14,00 CDb 
Medias seguidas por letras distintas indican diferencias significativas (LSD p<0.05). Letras 
mayúsculas indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas diferencias entre plantas 
inoculadas con N. aberrans y no inoculadas. 
 
Evaluación de parámetros fisiológicos 
Índice de verdor (IV)  
Las determinaciones realizadas con SPAD para medir el índice de verdor de las 
hojas mostraron diferencias significativas (tabla 2) entre las plantas no inoculadas e 
inoculadas con N. aberrans (controles); presentado menores valores aquellas inoculadas 
(CN). A su vez mostró que la inoculación con Paecilomyces lilacinus, Rhizophagus 
intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y las combinaciones entre estos 
aumentaron el índice de verdor en presencia de nematodos (CN). Comparando todos los 
tratamientos en presencia de N. aberrans (CN), el control da un valor más bajo que el 
resto. 
Al comparar los mismos tratamientos inoculados y no inoculados con N. aberrans 
no se observaron diferencias significativas entre ellos.  
En ausencia de N. aberrans (SN) el tratamiento con Paecilomyces lilacinus (PL) 
obtuvo el mayor índice de verdor comparado a los demás tratamientos. Como así, en 
presencia de éste (CN) los tratamientos con Paecilomyces lilacinus (PL) y Paecilomyces 
lilacinus y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) intraradices B1 y Paecilomyces 
lilacinus (B1 PL) obtuvieron valores superiores. 
Díaz Franco et al. (2013) indicaron que la inoculación con Rhizophagus intraradices 
en plantas de pimiento (Capsicum annuum) incrementó significativamente el valor SPAD, 
el cual se correlaciona con el contenido de clorofila y la absorción de nutrientes, 
particularmente N, en comparación con las plantas testigo (Sims & Gamon, 2002).  
 
Conductancia estomática (CE) 
La conductancia estomática de las plantas de pimiento evaluadas fue 
significativamente disminuida ante la presencia de N. aberrans (CN).  
En la Tabla 2, puede verse como las inoculaciones con los distintos 
microorganismos benéficos y las combinaciones entre ellos en presencia de nematodos 
(CN) tendieron a que aumentara éste parámetro comparado con el control.  
Los tratamientos con nematodos (CN) y Paecilomyces lilacinus (PL), 
Rhizophagus intraradices B1 (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT), Rhizophagus 
intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT) y Rhizophagus intraradices 
B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) obtuvieron mayores valores de este parámetro, los 
cuales fueron similares a los mismos tratamientos no inoculados con nematodos. Por 
otro lado, los tratamientos con Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. 
Kurstaki (PL BT) y Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y 
Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) obtuvieron menores valores en presencia de 
nematodos (CN). 
En ausencia de N. aberrans (SN) la inoculación con Rhizophagus intraradices B1, 
Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) obtuvo un valor 
de conductancia estomática significativamente mayor al resto de los tratamientos. 
La conductancia estomática es una estimación del intercambio gaseoso que 
ocurre en las hojas, es decir pérdida de agua por transpiración y consumo de CO2 en el 
proceso de fotosíntesis. Una de las respuestas más rápidas y comunes de las plantas 
para limitar la pérdida de vapor de agua por transpiración es el cierre parcial o total de 
estomas. En consecuencia, el intercambio de gases que ocurre en la hoja se reduce; 
disminuye la pérdida de agua, pero también lo hace el flujo de CO2 en dirección al 
mesófilo y por lo tanto la fotosíntesis (Bosco et al. 2009). Los resultados obtenidos 
indican que de N. aberrans provocó una reducción significativa en la conductancia 
estomática. Como se señaló es a través de la conductancia estomática, la transpiración 
de las plantas parasitadas es menor debido a una reducción en la apertura estomática. 
La transpiración es el principal mecanismo de disipación de energía calórica de las hojas 
por lo que si esta vía de regulación se encuentra afectada o disminuida la planta se ve 
obligada a emitir mayor energía por fluorescencia. Existe consenso en que la 
cuantificación de la fluorescencia puede ser considerada como un indicador de estrés en 
las plantas (Baker, 2008; Oukarroum et al. 2009). 
 
Rendimiento máximo del fotosistema II (Fv/Fm) 
La presencia de N. aberrans provocó una disminución significativa en el 
rendimiento máximo del fotosistema II. La inoculación con Rhizophagus intraradices B1 
(B1), Rhizophagus intraradices y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) y Rhizophagus 
intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) 
evitaron que dicho parámetro sufra una disminución y por lo tanto no se altere el 
fotosistema II. Tal efecto puede verse, en la Tabla 2, al comparar los mismos 
tratamientos inoculados (CN) y no inoculados (SN) con nematodos. 
La inoculación de los distintos agentes de control de biológico no registró diferencias 
significativas en los tratamientos con ausencia del nematodo (SN). En presencia del 
nematodo (CN) hubo resultados variables, pero en todos los tratamientos el valor de 
Fv/Fm supero significativamente al tratamiento control. La inoculación con Rhizophagus 
intraradices y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) presentó un rendimiento máximo 
significativamente superior al de los demás.  
El coeficiente Fv/Fm puede tomar valores entre 0 y 0,85 y connota una relación 
directa con el porcentaje de centros funcionales del fotosistema II, es decir, que una 
disminución del mismo en general indica daño y pérdida de función a nivel del aparato 
fotosintético (alteración en la capacidad para realizar la fotosíntesis) (Tambusi & 
Graciano, 2010).  
Peña- Rojas et al. (2018) observaron que plantas sometidas a estrés hídrico 
experimentaron un descenso en sus parámetros hídricos internos en respuesta a la 
menor disponibilidad de agua en el perfil de suelo, lo cual repercutió en un detrimento 
general de la actividad fisiológica y fotosintética. Debido a potenciales hídricos bajos la 
fotosíntesis puede ser alterada por efectos no estomáticos, principalmente por una 
reducción en la actividad de los fotosistemas II (PSII) y en las reacciones de 
transferencia de electrones entre los fotosistemas. 
La inoculación con micorrizas favorece el crecimiento de las plantas, pues 
incrementa la provisión de recursos en especial fósforo (P), lo que se refleja en una 
mayor eficiencia fotosintética y una menor incidencia de organismos patógenos (Safir, 
1990; Kyde & Gould, 2000). 
 
Tasa de transferencia de electrones (ETR)  
De igual forma que ocurrió con el rendimiento máximo del fotosistema II (Fv/Fm), 
la presencia del N. aberrans (CN) provocó una reducción significativa de la tasa de 
transferencia de electrones. 
Comparando los mismos tratamientos con los agentes de control biológico, solos y 
combinados, inoculados (CN) y no inoculados (SN) con nematodos, se puede ver que 
los no inoculados (SN) obtuvieron mayores tasas de transferencia de electrones 
(p<0,05); el tratamiento con Paecilomyces lilacinus (PL) no presentó diferencias 
significativas CN y SN. 
En ausencia de N. aberrans (SN) no se observaron diferencias significativas entre 
los distintos tratamientos. En presencia de nematodos (CN) los tratamientos con 
Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices y Paecilomyces lilacinus (B1 PL), 
Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) y Rhizophagus 
intraradices, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) 
obtuvieron valores significativamente más altos con respecto al resto. 
Tabla 2: Índice de verdor (IV), conductancia estomática (CE), transferencia de 
electrones (ETR), rendimiento máximo del fotosistema II (Fv/Fm) de plantas de pimiento 
inoculadas y no inoculadas con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices 
(B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres en 
presencia (CN) y ausencia de N. aberrans (SN). 
 
N. aberrrans Tratamiento IV CE  
(mol m-2 s-1) 
Fv/Fm ETR 
SN Control 46,48 ABa 105,63 Ba 0,757 Aa 0,1914 Aa 
B1 45,40 ABa 91,53 BCa 0,701 Aa 0,1716 Aa 
PL 49,50 Aa 87,35 BCa 0,748 Aa 0,1918 Aa 
BT 44,88 Ba 71,00 Ca 0,723 Aa 0,1378 Aa 
 
B1 PL 47,66 ABa 62,75 BCa 0,742 Aa 0,1862 Aa 
 
B1 BT 46,14 ABa 91,60 Cb 0,730 Aa 0,1878 Aa 
 
PL BT     44,60 Ba 116,55 ABa 0,748 Aa 0,1628 Aa 
 
B1 BT PL 46,72 ABa 144,20 Aa 0,716 Aa 0,1910 Aa 
 
CN Control 38,10 Cb 29,90 Eb 0,521 Db 0,0590 Cb 
B1 45,45 ABa 72,55 ABCDa 0,646 BCa 0,0670 BCb 
PL 47,90 Aa 63,35 CDEa 0,659 ABb 0,0855  Aa 
BT 42,15 BCa 52,90 DEa 0,588 Cb 0,0677 BCb 
 
B1 PL 47,28 Aa 103,70 Aa 0,714 Aa 0,0852 Ab 
 
B1 BT 42,63 Ba 90,25 ABCa 0,625 BCb 0,0692  BCb 
 
PL BT 48,24 Aa 66,85 BCDb 0,654 Bb 0,1178  Ab 
 
B1 BT PL 45,48 ABa 99,85 ABb 0,681 Aba 0,0858 Ab 
Medias seguidas por letras distintas indican diferencias significativas (LSD p<0.05). Letras 
mayúsculas indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas diferencias entre plantas 
inoculadas con N. aberrans y no inoculadas. 
 
       Conductividad relativa de las membranas celulares de hojas y raíces 
La conductividad relativa (CR) en un tejido estresado ante la presencia de N. 
aberrans fue mayor que la proveniente de un tejido no estresado. La permeabilidad 
selectiva de las membranas celulares puede verse afectada por diversos factores 
ambientales y situaciones de estrés (estrés hídrico, daño mecánico a las raíces). Estas 
situaciones alteran la integridad celular y la capacidad de retención de sustancias 
intracelulares (Beltrano et al. 2013).  
La conductividad de las membranas celulares de hojas y raíces en presencia de 
nematodos (CN) disminuyó con inoculación de Rhizophagus intraradices B1, Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus, solos o combinados.  
La conductividad en las hojas (figura 4), presentó menor valor con respecto a los 
demás tratamientos en las plantas inoculadas con Rhizophagus intraradices B1 y 
Paecilomyces lilacinus (B1 PL) en presencia de nematodos (CN). El establecimiento de 
la simbiosis con micorrizas genera cambios cualitativos y cuantitativos en los exudados 
de las raíces. Esto da lugar a la aparición de sustancias que ejercen un efecto directo 
sobre los microorganismos perjudiciales o bien, alteran la señalización planta / patógeno, 
disminuyendo el ingreso de juveniles a la raíz (Sikora & Fernández, 2005; Vos et al. 
2012). En ausencia de nematodos (SN) la conductividad relativa de las membranas fue 
baja y no se observaron diferencias significativas entre los tratamientos. 
Comparando los mismos tratamientos inoculados (CN) y no inoculados (SN) con 
nematodos, aquellos inoculados (CN) presentaron un aumento significativo  de la 
conductividad relativa. 
En las raíces, figura 5, en ausencia de nematodos (SN) la conductividad relativa 
disminuyó significativamente cuando se inoculo con Paecilomyces lilacinus y Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (PL BT). En presencia de nematodos (CN) el valor más alto 
correspondió al tratamiento control, la combinación de Rhizophagus intraradices B1, 
Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) disminuyó dicho 
valor.  
En concordancia con Kaya et al. (2009), la simbiosis con hongos micorrícicos 
ejerció un efecto protector de la integridad de las membranas celulares de raíces y hojas.  
 
 
Figura 4: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices B1 
(B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres en la conductividad 
relativa de las membranas celulares de las hojas de las plantas en presencia (CN) y ausencia de 
N. aberrans (SN). Letras mayúsculas indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas 






Figura 5: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices 
B1 (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres en la conductividad 
relativa de las membranas celulares de las raíces de las plantas en presencia (CN) y ausencia de N. 
aberrans (SN). Letras mayúsculas indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas indican 
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Conductividad relativa en raíces 
SN
CN
Contenido de proteínas solubles en hojas y raíz 
La presencia de N. aberrans provocó una disminución significativa del contenido 
de proteínas solubles en las hojas de las plantas de pimiento. Dicho efecto puede verse 
en la figura 6, donde los valores registrados son los contenidos de proteínas solubles 
para cada tratamiento expresados en µg proteínas solubles por mg de peso fresco. Esto 
resulta previsible, ya que una situación de estrés biótico o abiótico activa una cascada de 
eventos tales como una reducción en el crecimiento celular, inhibición en la síntesis 
proteica y la represión y/o activación de la actividad enzimática (Marmiroli et al. 1993). El 
contenido de proteínas foliares presentes en las plantas, se encuentra en estrecha 
relación con el nivel nutricional de las mismas, esto es debido a que una de las funciones 
fundamentales de los microorganismos inoculados, es estimular el desarrollo radical de 
las plantas, lo que posibilita una mayor exploración del sistema radical para una mejor 
absorción de agua y nutrientes (Alfonso & Leyva Galán, 2006). 
En presencia de nematodos (CN) la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL) y 
la combinación Rhizophagus intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) evitaron la 
disminución en el contenido de proteinas. 
En ausencia del nematodo (SN) el contenido de proteínas solubles en las hojas 
tendió a aumentar con la inoculación de los microorganismos benéficos. El tratamiento 
con Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT) sin 
nematodos (SN) presentó el mayor contenido.  De Andrade et al. (2008), reportaron 
mayores niveles de proteínas foliares en las plantas micorrizadas. El contenido de 
proteínas en el tejido aéreo refleja lo observado en otros parámetros de crecimiento. Las 
plantas control se ven afectadas por el nematodo y las plantas micorrizadas en mayor o 
menor medida consiguen atenuar el impacto negativo del parasitismo (Krajinski et 
al.2000). 
En las raíces, el contenido de proteínas solubles en presencia de N. aberrans 
aumentó significativamente en el tratamiento control tal como puede verse en la figura 7. 
Este aumento en la concentración de proteínas en plantas atacadas por nematodos, 
coincide con lo expuesto por Taylor & Sasser (1983), que afirman que las raíces 
infectadas presentan un metabolismo intermediario más acelerado en las agallas, 
especialmente en los sistemas de síntesis de proteínas y ácidos nucleicos, por lo que 
hay mayor producción de proteínas y menor transporte de sustancias al resto de la 
planta. No se registraron diferencias significativas entre los tratamientos con nematodos 
(CN) inoculados con Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y 
Paecilomyces lilacinus, solos o combinados. 
En ausencia del nematodo (SN) el mayor contenido se registró en el tratamiento 
que combina a los tres agentes de control biológico (B1 BT PL).  
Comparando los mismos tratamientos inoculados y no inoculados con nematodos 
se observaron resultados variables. Los tratamientos con Rhizophagus intraradices B1 y 
Paecilomyces lilacinus (B1 PL), Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices 
B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) en ausencia 
de nematodos (SN) superaron el contenido de proteínas respecto de los que contenían 
nematodos (CN); mientras que, en presencia de nematodos la inoculación con Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (BT) y Paecelomyces lilacinus (PL) presentaron un contenido 
mayor y, los restantes no presentaron diferencias significativas entre ellos. 
 
Figura 6: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices 
B1 (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres en el contenido de 
proteínas solubles en las hojas, en presencia (CN) y ausencia de N. aberrans (SN). Letras 
mayúsculas indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas indican diferencias entre 






Figura 7: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices 
B1 (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres en el contenido de 
proteínas en las raíces en presencia (CN) y ausencia de N. aberrans (SN). Letras mayúsculas indican 
diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas indican diferencias entre plantas inoculadas con N. 
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       Contenido de clorofila y carotenos 
La presencia de N. aberrans disminuyó significativamente el contenido de 
clorofila (figura 8) y carotenos (figura 9) en las hojas de pimiento. Lo que coincide con 
Zarco-Tejada et al. (2004) qué sostienen que en plantas sanas con alta capacidad de 
crecimiento, se espera que contengan concentraciones altas de clorofila, en relación con 
plantas poco saludables. 
La inoculación con Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. 
Kurstaki y Paecilomyces lilacinus, solos o combinados, en presencia de N. aberrans 
tendió a aumentar el contenido de clorofila. Comparando los mismos tratamientos 
inoculados y no inoculados con nematodos se observó que, el tratamiento con 
Rhizophagus intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) con presencia nematodo 
(CN) tuvo un aumento significativo en el contenido de clorofila del mismo comparado al 
sin nematodos (SN). En el resto de los tratamientos la tendencia en los tratamientos con 
inoculantes demostró una leve disminución de la clorofila respecto de los tratamientos 
sin inocular. Siendo el tratamiento con Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT), el que 
mayor caída presento. Los tratamientos con Rhizophagus intraradices B1, Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL), inoculados y no 
inoculados con el nematodo, presentaron en sus hojas los contenidos más elevados de 
clorofila.  
 
En presencia de nematodos (CN) la inoculación con Rhizophagus intraradices 
B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus, solos o combinados, 
provoca un aumento del contenido de carotenos respecto al control (figura 9). Los 
tratamientos con Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y la combinación de 
Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT) mostraron una 
significativa reducción del contenido de carotenos en las plantas inoculadas. En 
ausencia de nematodos (SN) el contenido de carotenos es mayor y no mostró grandes 
diferencias con la inoculación de los agentes de control biológico, solos o combinados; 
excepto cuando se utilizó a Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) que como puede 
verse su contenido aumento significativamente. 
Los resultados de este trabajo coinciden con estudios que han reportado también 
que la sola inoculación con HMA en maíz (Zea mays) y pimiento (Capsicum annuum) 
incrementó los pigmentos fotosintéticos comparado con testigos no inoculados (Sheng et 
al. 2008; Díaz Franco et al. 2013), lo cual puede deberse a que con la actividad 
simbiótica la planta presenta un mejor aprovechamiento de los nutrientes poco móviles o 
inmóviles del suelo (Clark et al. 1999; Allen et al. 2001). 
 
Figura 8: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus 
intraradices (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres en el 
contenido de clorofila en presencia (CN) y ausencia de N. aberrans (SN). Letras mayúsculas 
indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas indican diferencias entre plantas 
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Figura 9: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices 
(B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres en el contenido de 
carotenos en presencia (CN) y ausencia de N. aberrans (SN). Letras mayúsculas indican diferencias 




Determinación del % de micorrización, % vesículas, % hifas y % arbúsculos 
La presencia de N. aberrans no produjo diferencias significativas en el porcentaje de 
micorrización (% M) entre los tratamientos tal como puede verse en la tabla 3. Lo que 
coincide con lo encontrado por Akhtar & Siddqui (2007) que la infestación de nematodos 
no afectó la colonización de micorrizas en raíces de garbanzo. Las infecciones radicaIes 
por nematodos patógenos son generalmente menores sobre plantas micorrizadas que 
sobre plantas no micorrizadas, pero la respuesta puede variar (Paulitz & Linderman, 
1991). A su vez no se observó que B. thuringiensis y P. lilacinus hayan afectado la 
micorrización al igual que Al- Raddad (1995) donde la colonización micorrícica no se vió 
afectada por la inoculación de raíces con P. lilacinus. También se evidenció que las 
micorrizas no son afectadas por las PGPR (Liu et al., 2012; Flor-Peregrin et al., 2012). 
 En ausencia del nematodo (SN) el tratamiento inoculado con Rhizophagus 
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presencia (CN), el mayor valor lo obtuvo la inoculación que combinó Rhizophagus 
intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) 
En ausencia del nematodo (SN) el porcentaje de vesículas (% V), hifas (% H) y 
arbúsculos (% A) fue significativamente mayor en el tratamiento inoculado solo con 
Rhizophagus intraradices B1 (B1) comparado con los demás tratamientos que 
combinaban microorganismos. 
 El porcentaje de vesículas (% V) en los tratamientos inoculados con Rhizophagus 
intraradices B1 (B1), inoculado y no inoculado con N. aberrans obtuvieron los mayores 
valores. Los tratamientos con presencia del nematodo (CN) e inoculados Rhizophagus 
intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT) y Rhizophagus intraradices 
B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) superaron los porcentajes de los mismos 
tratamientos en ausencia del nematodo (SN). El tratamiento que combina los tres 
agentes de control biológico, Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. 
Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL), en presencia del nematodo (CN) presentó 
un porcentaje de vesículas significativamente menor comparado con los demás 
tratamientos.  
El porcentaje de hifas (% H) no mostró diferencias significativas en los distintos 
tratamientos con presencia de N. aberrans (CN). El tratamiento inoculado con 
Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT) presentó 
mayor porcentaje respecto del mismo en ausencia del nematodo (SN). 
 El porcentaje de arbúsculos (% A) no se vio modificado ante la presencia de N. 
aberrans a excepción del tratamiento que combina los tres microorganismos que mostró 
una disminución significativa del mismo. Botello et al., (1999) indicaron que el porcentaje 
de arbúsculos disminuyó ante la presencia de nematodos, en cambio Bernardo et al. 
(2020) observaron un leve aumento de arbúsculos en presencia de N. aberrans. Esta 
respuesta es importante porque la presencia de arbúsculos confirma la eficacia de la 
micorrización. Los tratamientos con Rhizophagus intraradices B1 (B1) presentaron un 
incremento significativo de dicho porcentaje.    
Tabla 3: Porcentaje de micorrización (% M), porcentaje de vesículas (% V), porcentaje de 
arbúsculos (% A) y porcentaje de hifas (% H) de plantas de pimiento inoculadas con 
Rhizophagus intraradices (B1) y su combinación con Paecilomyces lilacinus (PL), Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (BT) y ambos microorganismos en presencia (CN) y ausencia de 
N. aberrans (SN). 
N. aberrans  HMA % M % V % H % A 
SN B1 93,88 Aa 82,14 Aa 88,17 Aa 28,68 Aa 
B1 PL 80,55 Ba 58,77 ABb 72,09 Aba        14,88 Ba 
B1 BT 79,99 Ba 49,06 Bb 66,53 Bb 11,31 Ba 
 
B1 BT PL 78,88 Ba 65,24 ABa 76,11 Aba 20,53 Aa 
 
CN B1 88,89 Aba 75,90 Aa 79,03 Ab 21,18 Aa 
B1 PL 89,99 Aa  71,39 Aa 74,31 Aa 12,98 Ba 
B1 BT 87,22 Aba 71,84 Aa 79,92 Aa 10,98 Ba 
 
B1 BT PL 78,33 Ba 7,11 Bb 72,67 Aa 9,11 Bb 
Medias seguidas por letras distintas indican diferencias significativas (LSD p<0.05). Letras 
mayúsculas indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas indican diferencias entre 
plantas inoculadas con N. aberrans y no inoculadas. 
 
Determinación de huevos totales, huevos por gramo de raíz y factor de 
reproducción de Oostenbrick. 
Las plantas inoculadas con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus intraradices 
B1 (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT), tanto solos o combinados entre sí, 
presentaron en el recuento al microscopio, una menor cantidad huevos totales de N. 
aberrans en sus raíces, con diferencias significativas respecto al control y menor número 
de huevos de por gramos de raíz; sin evidenciarse diferencias entre los distintos 
tratamientos (tabla 4). 
 Diferentes autores reportaron resultados similares en donde se utilizaron B. 
thuringiensis, P. lilacinus y micorrizas de manera individual para control de Meloidogyne 
sp. y de N. aberrans (Zuckerman et al. 1993; Gortari & Hours, 2016; Bernardo, et al. 
2020). 
El factor de reproducción de N. aberrans de Oostenbrick (Fr) ante la presencia de 
los agentes de control biológico también se redujo de manera significativa. La 
reproducción del nematodo es afectada por diversos factores, tales como temperatura, 
disponibilidad de alimento, prácticas agrícolas, entre otros (Norton & Norton, 1978), por 
lo que los nematodos de las plantas control (sin bioinsumos), al no tener algún factor 
crítico limitante, presentaron las máximas tasas de multiplicación. 
 La inoculación combinada con Rhizophagus intraradices B1 y Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT) presentó el valor más bajo de factor de reproducción.  
La relación entre los HMA y géneros de bacterias entomopatógenas tienen un 
efecto beneficioso sobre la tolerancia o resistencia de las plantas a los patógenos como 
nematodos parásitos de las plantas (Akhtar & Siddqui, 2008).  A su vez se ha reportado 
que la combinación de Paecelomyces lilacinus y Bacillus sp. ha logrado no sólo bajar la 
población y tasa de reproducción de Meloidogyne sp. sino también mejorar parámetros 
de crecimiento (Prakob et al., 2009; Khalil et al., 2012). 
 Hongos micorrícicos arbusculares (HMA) y rizobacterias promotoras del 
crecimiento (PGPR) tienen potencial para controlar las enfermedades transmitidas por el 
suelo, incluidos los nematodos parásitos de las plantas tanto en forma individual como 
combinados (Sharma & Sharma, 2017). 
 Los mecanismos de supresión de nematodos por las micorrizas en las raíces 
parece estar relacionado con cambios fisiológicos en las raíces que afectan la fuente de 
alimento o la alimentación de los nematodos (condición desfavorable para su desarrollo) 
más una competencia directa por el espacio y liberación de exudados (Shouteden et al., 
2015). De la Peña et al. (2006) consideraron que la supresión de los nematodos por 
HMA no ocurre a través de una respuesta sistémica de la planta sino a través de 
mecanismos locales, aunque hay información contradictoria al respecto. 
 
La densidad de población de nematodos finales y la gravedad de la enfermedad 
(número de agallas) se redujeron hasta un 40 % en tratamientos con HMA. Por otro lado, 
no se observó un efecto sobre la gravedad de la enfermedad en las plantas tratadas 
únicamente con Bacillus megaterium. En la mayoría de los cultivares de tomate, ningún 
efecto sinérgico se observó con el uso combinado de HMA y Bacillus megaterium. (Hol & 
Cook, 2005). Sin embargo, en Capsicum annuum cv. Perico se encontró que la 
disminución en la reproducción de nematodos era mayor cuando los HMA y Bacillus 
megaterium se usaron juntos en comparación con las plantas inoculadas con solo uno 
de ellos. Este hallazgo es similar a la interacción entre Glomus sp y Bacillus sp. 
reportado por Akhtar & Siddqui (2007) para M. incognita en garbanzo. 
 
 Ambo et al. (2010) observaron que la aplicación de vermicompost + Glomus 
aggregatum + Bacillus coagulans aumentó los parámetros de crecimiento de las plantas y 
produjo una reducción de la tasa de reproducción de nematodos, número de agallas y 
masas de huevo sobre tomate cv Pusa Ruby en suelos franco-arenosos. 
 La colonización de raíces por HMA y PGPR, individualmente o en combinación, 
tuvieron un efecto negativo sobre el desarrollo de la población de Meloidogyne incognita. 
Esto puede ser debido a la fuerte inducción sistémica de resistencia de las plantas a los 
nematodos (Elsen et al. 2008). HMA y PGPR pueden hacer esto a través de su propio 
metabolismo (como solubilización de fosfato, producción de hormonas, N2-fijación, etc.), 
afectando directamente al metabolismo de la planta (por ejemplo, mejorar la absorción de 
agua y minerales, mejorar la raíz desarrollo, mejorar la actividad de las enzimas vegetales, 
etc.), o afectando a los exudados liberados que atraen microorganismos beneficiosos para 
ayudar en el control de patógenos (Bashan & Holguin 1998; Gryndler 2000; Linderman 1988; 
Shreenivasa et al. 2007). 
 Según Bernal et al. (2002), Paecilomyces lilacinus regula las poblaciones de 
Meloidogyne spp a niveles no dañinos al cultivo. El control biológico con G. mosseae y P. 
lilacinus juntos o por separado inhibió la infección de la raíz con M. javanica (Al-Raddad, 
1995). 
Tabla 4: Huevos totales, huevos por gramo de raíz y factor de reproducción (Fr) 
de los tratamientos inoculados con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus 
intraradices (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y las combinaciones de los tres 
en presencia de N. aberrans. 





Control 87.833 A 1209,80 A 17,57 A 
B1 37.833 B 638,53 B 7,57 B 
PL 47.200 B 538,61 B 9,44 B 
BT 28.466 B 359,42 B 5,69 BC 
B1 PL 26.766 B 355,69 B 5,35 BC 
B1 BT 18.133 B 368,18 B 3,62 C 
PL BT 37.366 B 454,60 B 7,47 B 
B1 BT PL 32.000 B 433,60 B 6,4 B 
Medias seguidas por letras distintas indican diferencias significativas (LSD p<0.05). Letras 
mayúsculas indican diferencias entre tratamientos en plantas inoculadas con N. aberrans. 
 
 
La simbiosis con micorrizas permite una mayor absorción de nutrientes como P, 
N, K, Ca, Mg, Fe y Mn lo que resulta en plantas más vigorosas y más tolerantes a 
patógenos (Gianinazzi et al., 2010).  También tiene la capacidad de producir cambios en 
el sistema radicular (foto 9) después de la colonización, el hongo micorrícico provoca 
cambios morfológicos y fisiológicos en la raíz, lo que dificulta la entrada de otros 
microorganismos como en el caso de nematodos endoparásitos (Pozo et al., 2013). A su 
vez, diferentes autores concluyen que P. lilacinum es un hongo con una importante 
actividad ovicida y que bajo ciertas circunstancias también puede parasitar otras etapas 
del ciclo de vida del nematodo (Núñez-Camargo et al. 2012, Pau et al. 2012, Vergara 
Alzate et al. 2012). En cuanto B. thuringiensis, Mohammed et al. (2008) evaluaron las 
toxinas de esta bacteria sobre Meloidogyne incognita consiguiendo una reducción de 76 
y 85% de masas de huevos y huevos respectivamente. 
 
Foto 9: Agallas de N. aberrans en raíces de pimiento (fuente propia 2020). 
 
Las plantas infestadas con N. aberrans presentaron raíces más oscuras y de 
menor tamaño. Estos resultados pueden ser explicados por la numerosa cantidad de 
agallas encontradas en las raíces producto de la hiperplasia e hipertrofia de las células, 
como consecuencia del parasitismo de Nacobbus aberrans (Shurtleff & Averre, 2000). 
La inoculación con microorganismos benéficos en ausencia de nematodos no 
presentó grandes diferencias entre tratamientos; a excepción de B1, pues es sabido que 
la proliferación de hifas cumpliendo funciones de absorción, hizo que las plantas 
destinen menos recursos al crecimiento radicular (Pereira et al., 2001). Mientras que, en 
presencia de nematodos los tratamientos inoculados con microorganismos benéficos 
mejoraron su situación. En plantas infestadas con Phytophthora cactorum, la inoculación 
con Glomus mosseae y Bacillus subtilis evitó la necrosis de las raíces (Vestberg et al. 
2004). Es de destacar como el tratamiento que combina los 3 microorganismo (B1 BT 
PL) presentó mayor tamaño de raíces comparado a los demás tratamientos en ausencia 




 Foto 10: A- Raíces del tratamiento control (C) en ausencia y presencia de N. aberrans. 
B- Raíces del tratamiento inoculado con Rhizophagus intraradices (B1) en ausencia y presencia 
de N. aberrans. C- Raíces del tratamiento inoculado con Paecilomyces lilacinus (PL) en ausencia 
y presencia de N. aberrans. D- Raíces del tratamiento inoculado con Bacillus thuringiensis var. 
Kurstaki (BT) en ausencia y presencia de N. aberrans. E- Raíces del tratamiento inoculado con 
Rhizophagus intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) en ausencia y presencia de N. 
aberrans. F- Raíces del tratamiento inoculado con Rhizophagus intraradices y Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (B1 BT) en ausencia y presencia de N. aberrans. G- Raíces del 
tratamiento inoculado con Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) en 
ausencia y presencia de N. aberrans.H- Raíces del tratamiento inoculado con Rhizophagus 
intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) en 
ausencia y presencia de N. aberrans (fuente propia 2020). 
 
Determinación del rendimiento 
En la figura 10 pueden verse los promedios de rendimiento expresando en gr por 
fruto y número de frutos para cada tratamiento en ausencia (SN) y presencia (CN) de N. 
aberrans; los cuales no presentan diferencias significativas entre sí. Este efecto puede 
deberse a que es un ensayo en maceta. 
La inoculación con Paecilomyces lilacinus, Rhizophagus intraradices B1, Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki y las combinaciones entre estos microorganismos no 
modificaron los parámetros medidos de manera significativa. Sin embargo, los 
tratamientos (B1 PL) en presencia de nematodos (CN) tendieron a aumentar los gramos 
por fruto ante (CN).  
No se hallaron diferencias significativas en el peso de los frutos entre los 
tratamientos con y sin nematodos, mientras que la mayor cantidad de frutos se 
obtuvieron en los tratamientos con nematodos. Cristóbal et al. (2001) indican que los 
frutos de las plantas de tomate y pimiento infectadas con nematodos, son pequeños, 
pierden firmeza, disminuye su vida útil, y consecuentemente no tienen aceptación en el 
mercado.  
En presencia de nematodos (CN) la mayor cantidad de frutos la obtuvieron los 
tratamientos con Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) y 
Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus 
(B1 BT PL). Mientras qué, en ausencia (SN) el tratamiento inoculado con Rhizophagus 
intraradices B1 (B1) obtuvo el mayor número de frutos.  
Tabla 5: Efecto de la inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus 
intraradices (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) y la combinación de los tres 









SN Control 11 Ba 65,00 Aba 
B1 14 Aa 59,93 Ba 
PL 9 Cb 61,64 Aba 
BT 12 Aba 55,93 Ba 
B1 PL 12 Aba 58,14 Aba 
B1 BT 10 Ba 64,29 Aba 
PL BT 12 ABb 68,00 Aa 
B1BTPL 11 Bb 68,00 Aa 
CN Control 10 BCa 55,33 Aba 
B1 8 Cb 50,40 Ba 
PL 12 Ba 58,14 Aba 
BT 10 BCb 63,93 Ba 
B1 PL 12 Ba 60,86 Aba 
B1 BT 9 Ca 53,33 Aba 
PL BT 17 Aa 54,14 Aba 
B1BTPL 16 Aa 54,50 Aba 
Medias seguidas por letras distintas indican diferencias significativas (LSD p<0.05). Letras 
mayúsculas indican diferencias entre tratamientos. Letras minúsculas indican diferencias entre 





• En coincidencia con la hipótesis, la asociación con hongos 
micorrícicos arbusculares, hongos nematófagos y algunos géneros de bacterias 
mitigaron los daños causados por N. aberrans sobre las plantas de pimiento, 
creciendo en condiciones experimentales. 
• Los HMA y los promotores del crecimiento vegetal (PGPR) mostraron 
la capacidad de potenciarse entre sí y tener una actividad aditiva en la mejora del 
crecimiento de las plantas sometidas a este estrés biótico. 
• Se observó que las plantas infectadas con N. aberrans (CN) 
presentaron menor peso seco total que las plantas sin nematodo. El tratamiento 
con nematodo e inoculado con Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT) obtuvo el 
mayor valor de peso seco total. 
• En presencia de N. aberrans (CN) los tratamientos con Paecilomyces 
lilacinus (PL) y Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) 
y Rhizophagus intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) obtuvieron valores 
superiores en el índice de verdor, respecto al control sin inoculación con 
microorganismos benéficos. 
• Los tratamientos con nematodos (CN) e inoculados con los diferentes 
ACB obtuvieron mayores valores conductancia estomática respecto al control 
• La inoculación con los distintos agentes de control biológico evitó una 
disminución significativa en el rendimiento máximo del fotosistema II. 
• En cuanto a la tasa de transferencia de electrones, en presencia de 
nematodos (CN) los tratamientos con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus 
intraradices y Paecilomyces lilacinus (B1 PL), Paecilomyces lilacinus y Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki (PL BT) y Rhizophagus intraradices, Bacillus 
thuringiensis var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL) obtuvieron valores 
significativamente mayores 
• La conductividad de las membranas celulares de hojas y raíces 
aumentó en presencia de nematodos (CN) y, a su vez, disminuyó con la 
inoculación de Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki y 
Paecilomyces lilacinus, solos o combinados, lo que indica que estos ACB 
disminuyen el daño en las membranas celulares. 
• En presencia de nematodos (CN) la 
inoculación con Paecilomyces lilacinus (PL) y la combinación Rhizophagus 
intraradices B1 y Paecilomyces lilacinus (B1 PL) evitaron la disminución del 
contenido de proteínas solubles en raíz y hojas. 
• La inoculación con Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis 
var. Kurstaki y Paecilomyces lilacinus, solos o combinados, en presencia de N. 
aberrans tendió a aumentar el contenido de clorofila y de carotenos. 
• Se encontraron respuestas positivas en el % de micorrización, % 
vesículas, % hifas y % arbúsculos en la mayoría de los tratamientos donde se 
combinaron los diferentes microorganismos. 
• Las plantas inoculadas con Paecilomyces lilacinus (PL), Rhizophagus 
intraradices B1 (B1), Bacillus thuringiensis var. Kurstaki (BT), tanto solos o 
combinados entre sí, presentaron menor cantidad huevos totales de N. aberrans 
en sus raíces, evidenciando el efecto benéfico de estos microorganismos. 
• La densidad de población de nematodos finales y la gravedad de la 
enfermedad (número de agallas) se redujeron hasta un 40 % en tratamientos con 
HMA. 
• En presencia de nematodos los tratamientos inoculados con 
microorganismos benéficos mejoraron el desarrollo radical. 
• Los tratamientos (B1 PL) en presencia de nematodos (CN) tendieron a 
aumentar el tamaño del fruto ante (CN) mientras que la mayor cantidad de frutos la 
obtuvieron los tratamientos con Paecilomyces lilacinus y Bacillus thuringiensis var. 
Kurstaki (PL BT) y Rhizophagus intraradices B1, Bacillus thuringiensis var. Kurstaki 
y Paecilomyces lilacinus (B1 BT PL). 
CONSIDERACIONES FINALES 
 
Los resultados obtenidos en este trabajo muestran la importancia de la 
inoculación de microorganismos benéficos como hongos nematófagos, hongos 
micorrícicos arbusculares y bacterias entomopatógenas para lograr una disminución de 
la población N. aberrans y, por lo tanto, mitigar los efectos adversos que causa este 
nematodo en las plantas de pimiento, mejorando así su crecimiento y rendimiento. El 
productor puede aprovechar las ventajas que ofrecen estos microorganismos mediante 
técnicas sencillas utilizando inoculantes de venta comercial, que pueden ser aplicados 
directamente al sustrato o junto con el agua de riego. Al incorporar esta práctica, el 
productor fija como objetivo no solo el beneficio productivo sino también el uso 
sustentable de los recursos del agroecosistema. 
Tanto esta experiencia como otras demostraron que el uso de microorganismos 
benéficos reduce la infestación por N. aberrans y mejora el crecimiento de las plantas; 
siendo eficiente su aplicación como agentes de control biológico contra nematodos y a 
su vez como biofertilizantes. La selección de la mejor combinación de microorganismos 
para usar en inoculaciones duales o trinoculaciones requiere más investigación, tanto a 
nivel experimental como a campo, dado que deben tenerse en cuenta diversos factores 
como la planta hospedante, el patógeno, las condiciones ecológicas, el método de 
inoculación y la duración del cultivo, entre otras.  
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